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Se elaboraron películas comestibles de diferentes formulaciones a base de almidón de guisante (St), 
quitosano (CH) e hidroxipropilmetilcelulosa (HPMC), glicerol como plastificante y ácido tánico como agente 
cross-linking en algunas formulaciones con quitosano para mejorar sus propiedades mecánicas. Las 
películas se elaboraron con y sin la incorporación de extracto liofilizado de tomillo, rico en compuestos 
polifenólicos (PP), en la proporción 1:0.15 (polímero:PP). Se acondicionaron a 25ºC y 75% HR. Se 
caracterizaron sus propiedades mecánicas, contenido en humedad, solubilidad y su capacidad antioxidante 
por el método DPPH. Los resultados mostraron que las propiedades de las películas se vieron afectadas por 
la incorporación de polifenoles, de forma que se volvieron más extensibles mecánicamente, aumentó su 
solubilidad en agua y su capacidad antioxidante. Entre ellas, las que presentaron las mejores características 
fueron las quitosano y ácido tánico, por sus propiedades mecánicas y su mayor actividad antioxidante, 
debido a la mayor eficiencia de encapsulación de los polifenoles y al efecto cross-linking del ácido tánico, 
que también contribuyó al poder antioxidante de las películas obtenidas.  
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tánico, HPMC, DPPH. 
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Edible films of different formulations based on pea starch (St), chitosan (CH) and 
hydroxypropylmethylcellulose (HPMC) with glycerol as plasticizer and tannic acid as a cross-linking agent in 
some chitosan formulations, to improve their mechanical properties, were developed. The films were 
prepared with and without the addition of lyophilized thyme extract, rich in polyphenol compounds (PP), in 
the ratio 1:0.15 (polymer:PP). They were conditioned at 25 °C and 75% RH and were characterized its 
mechanical properties, moisture content, solubility and antioxidant capacity by DPPH method. The results 
showed that the film properties were affected by the incorporation of polyphenols, so that became more 
extensible mechanically, increase their water solubility and their antioxidant capacity. Among them, those 
which showed the best characteristics were chitosan and tannic acid, for their mechanical properties and 
higher antioxidant activity, because of the greater encapsulation efficiency of polyphenols and cross-linking 
of tannic acid effect, which also contributed to antioxidant properties of the films obtained. 
 
Edible films,biopolymers, pea starch, chitosan, thyme, polyphenols, tannic acid, HPMC, DPPH. 
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1. INTRODUCCIÓN 
 
1.1 CONCEPTO DE PELÍCULA O FILM. 
 
Las películas o films biodegradables son finas capas de biopolímeros aplicadas a 
alimentos que juegan un papel importante en su preservación, distribución y marketing 
(Bourtoom, 2008; Falguera et al., 2011). Se pueden utilizar diferentes tipos de polímeros como 
formadores de películas. La Tabla 1-1 muestra los compuestos más utilizados para su 
desarrollo, clasificados en proteínas, polisacáridos (carbohidratos y gomas), lípidos o una 
mezcla de estos (Gennadios et al., 1997). El quitosano, el almidón y la celulosa son entre los 
compuestos más usados para formarlas (Baldwin et al., 2011; Shit and Shah, 2014).  
 
En los últimos años los estudios que abarcan sistemas alternativos para la protección de 
los alimentos utilizando películas comestibles y/o biodegradables ha incrementado 
significativamente (Fadini et al., 2013; Martelli and Laurindo, 2012)  debido a que el uso de 
éstos como embalaje puede reemplazar potencialmente de manera parcial o total a los 
materiales plásticos derivados del petróleo (Krochta and De Mulder-Johnston, 1997; Petersen 
et al., 1999). Además, éstos presentan características muy beneficiosas como es su 
comestibilidad y/o  biodegradabilidad inherente (Guilbert et al., 1996; Krochta, 2002).  
 
Tabla 1-1 Principales compuestos utilizados para la obtención de películas comestibles. 
 
Tipos de 
polímeros 
Materiales 
Proteínas 
Colágeno, gelatina, caseína, proteína del suero, 
zeína de maíz, gluten de trigo, proteína de soja, 
proteína de la clara del huevo, proteína 
miofibrilar del pescado, proteína de sorgo, 
proteína de guisante, proteína de salvado de 
arroz, proteína de la semilla de algodón, proteína 
de cacahuete, queratina. 
Polisacáridos 
Almidón, almidón modificado, celulosa 
modificada (CMC, MC, HPC, HPMC), alginato, 
carragenina, pectina, pululano, quitosano, goma 
gellan, goma de xantana. 
Lípidos 
Ceras (cera de abejas, parafina, cera de 
carnauba, cera de candelilla, resinas de salvado 
de arroz de cera), resinas (laca, terpenos), 
acetoglicéridos. 
 
CMC= Carboximetil celulosa; MC= Metilcelulosa;  
HPC= Hidroxipropil celulosa HPMC= Hidroxipropil metilcelulosa  
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Estas biopelículas ofrecen muchas ventajas como envases activos debido a sus 
propiedades, actuando como barrera al agua y a los gases (oxígeno y dióxido de carbono), 
buenas propiedades mecánicas, no son tóxicas, no contaminan y además se pueden producir a 
bajo coste (Galus et al.,2012; Aider, 2010; Elsabee & Abdou, 2013; Perdones et al., 2012). Estas 
características hacen que aumente la vida útil del producto y mantenga la calidad (Gennadios 
and Weller, 1990) al protegerlo de la degradación física, química y biológica (Kester and 
Fennema, 1986).  
 
Existen dos procesos de formación de películas comestibles; por casting húmedo o por 
casting seco. En ambos el material que forma la película debería de formar un gel 
espacialmente reordenado que incorpore todos los agentes que forman la película, tales como 
biopolímeros, plastificantes u otros aditivos, y en el caso del método por casting húmedo 
también parte del solvente.  El método por casting húmedo utiliza solventes para la dispersión 
de los materiales que van a formar la película, después se secan para eliminar el solvente y así 
formar la estructura de la película como podemos ver en la Figura 1-2 (Jung H. Han, 2014). 
Para este proceso es importante la elección del solvente, ya que éste debe de ser comestible y 
biodegradable, por tanto sólo el agua, el etanol y sus mezclas son adecuados (Peyron, 1991). 
En la Figura 1-1 se muestra un ejemplo de una película formada por casting húmedo. 
 
 
Figura 1-1 Película por casting húmedo de HPMC con incorporación de polifenoles. 
Para el proceso en seco, se aplica calor a los materiales que van a formar la película para 
aumentar su temperatura por encima del punto de fusión y así se hacen fluir. Por tanto se 
deben de conocer previamente las propiedades termoplásticas de estos materiales para así 
poder diseñar el proceso. 
 
Figura 1-2 Esquema de formación de películas comestibles por casting húmedo. 
 
Las películas comestibles y/o biodegradables además de sus propiedades comentadas 
muestran un alto potencial para contener ingredientes activos, como pueden ser agentes 
antioxidantes, colorantes, saborizantes, nutrientes, especias y agentes antimicrobianos que 
pueden ayudar a alargar la vida útil del alimento y reducir el riesgo de crecimiento de 
patógenos en la superficie del mismo (Gonzalez-Aguilar et al., 2008; Oms-Oliu et al., 2010; 
Antunes et al., 2012; Zúniga et al., 2012). 
Polímeros procedentes de 
(proteínas, polisacáridos, 
lípidos o mezcla de estos). 
Solvente (agua, etanol 
o sus mezclas) 
Plastificante 
(s 
Sustancias activas  
( 
Homogenizar Verter  Secar  Película 
comestible 
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Para poder usar estos envases de manera práctica tienen que poseer unas buenas 
propiedades mecánicas, entre otras propiedades. Por ello, hay ensayos mecánicos 
estandarizados para evaluar la resistencia estructural de las películas comestibles.  Estos 
ensayos mecánicos pueden incluir resistencia a la tracción, módulo de elasticidad, porcentaje 
de deformación, rigidez y tensión de fractura entre otros (Jung H. Han, 2014). Las películas 
comestibles y/o biodegradables en general poseen menor resistencia a la tracción que los 
plásticos comunes, mientras que su elongación hasta la rotura varía ampliamente. Algunos 
tienen valores de elongación comparables con los del plástico común. Otro problema asociado 
a la mayoría de las películas comestibles es que son muy sensibles a la humedad, que 
determina a su vez, la respuesta mecánica y barrera de las mismas (Guilbert and Gontard, 
1995; Guilbert et al., 1996; Krochta, 2002). Por ello, es necesario evaluar su comportamiento 
mecánico bajo condiciones controladas de humedad y temperatura.  
 
1.2 ANTECEDENTES DE FILMS CON ANTIOXIDANTES: TIPOS Y CARACTERÍSTICAS 
 
El uso de películas comestibles donde se incorporan compuestos activos, como pueden 
ser los aceites esenciales, ha sido particularmente destacado en los últimos años debido a sus 
potenciales aplicaciones en la conservación de alimentos (Sung et al., 2013). Estos compuestos 
activos son conocidos por su actividad antimicrobiana y/o antiviral, insecticida y propiedades 
antioxidantes (Sivakumar & Bautista-Banos, 2014). Entre estos ingredientes activos, han sido 
ampliamente estudiados tanto los aceites esenciales como algunos de sus principales 
constituyentes, como pueden ser el carvacrol, mentol, timol o eugenol debido a su poder 
antimicrobiano y antioxidante, por ser compuestos naturales y por no producir ningún riesgo 
para la salud de los consumidores (de Aquino, Blank and de Aquino Santana, 2015).  
 
Aunque la incorporación de agentes activos a películas es un tema en vigor, la mayoría 
de estos estudios se centran en la actividad antimicrobiana de los mismos. En cambio, se han 
encontrado pocos estudios donde se utilicen compuestos antioxidantes como agentes activos. 
Entre ellos, Bonilla et al., (2013) estudió el efecto de la incorporación de aceites esenciales de 
albahaca, tomillo, ácido cítrico y α-tocoferol en sus propiedades físicas, mecánicas y 
estructurales en films de almidón de trigo y quitosano. Los resultados mostraron que con la 
adición de los aceites esenciales, las propiedades de barrera al oxígeno mejoraron; el ácido 
cítrico promovió un incremento en el módulo elástico y las propiedades de barrera al vapor de 
agua de las películas mejoraron ligeramente cuando se añadió ácido cítrico y α-tocoferol. Por 
otro lado, Peng y Li (2014) realizaron un estudio parecido combinando dos tipos de aceites 
esenciales de (limón, tomillo o canela) en films de quitosano,  y se demostró que cuando se 
combinan estos dos aceites las propiedades de barrera de agua de las películas mejora y 
además estas presentan un tamaño de partícula menor, por otro lado se encontraron pocos 
efectos antimicrobianos sinérgicos sobre las cepas bacterianas estudiadas. 
 
Incorporar antioxidantes en las películas es difícil debido a su inestabilidad bajo las 
condiciones en el procesamiento y almacenamiento (temperatura, oxígeno, luz) lo que limita la 
actividad y los posibles beneficios de estos. En estudios previos se ha demostrado que la 
incorporación de polifenoles en las biopelículas induce cierta capacidad antioxidante (Gómez-
Guillén et at., 2007), que depende del poder encapsulante del polímero.  
 
González-Martinez et al. (2013) evaluaron las propiedades físicas y  la actividad 
antioxidante de films a base de quitosano y metilcelulosa con resveratrol, un antioxidante 
natural que se encuentra en frutas como: uvas, frambuesas y cacahuetes. Los resultados del 
estudio mostraron que el resveratrol pudo ser incorporado eficientemente en los films, 
aunque provocó cambios significativos en su estructura y en sus propiedades mecánicas; los 
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films obtenidos presentaron menor resistencia a la fractura y extensibilidad mientras que 
aumentó su opacidad y brillo en comparación con los films sin el compuesto activo. Respecto a 
la actividad antioxidante, los films obtenidos mostraron una capacidad antioxidante 
proporcional a la cantidad de resveratrol incorporado.  
 
1.3 POLIFENOLES 
 
Los polifenoles con compuestos orgánicos que se caracterizan por la presencia de más 
de un grupo fenol por molécula, es decir más de un grupo hidroxi (OH) unido directamente a un 
anillo aromático (Figura 1-3). Proceden principalmente de plantas, ya que estas los sintetizan 
como producto de su metabolismo secundario. Desde el punto de vista de la estructura 
química son un grupo muy diverso que comprende desde moléculas sencillas como los ácidos 
fenólicos (cafeico, ferúlico, cumárico y cinámico) hasta polímeros complejos. 
 
 
Figura 1-3 Estructura química del fenol. 
Los polifenoles según su estructura, se pueden clasificar en dos grandes grupos: 
flavonoides y no flavonoides (Waterhouse, 2002) como podemos ver en la tabla Tabla 1-2. 
 
Tabla 1-2 Clasificación y estructura de los polifenoles más comunes. 
Tipos Subtipos Estructura química 
FLAVONOIDES 
Flavononas 
Naringenina 
Hesperetina 
Pinocembrina  
Naringenina 
Flavonas 
Apigenina 
Luteolina 
 
 
Apigenina 
Isoflavonas 
Daidzeína 
Genisteína 
 
Genisteína 
Flavonoles 
Kaempferol 
Quercetina 
Miricetina 
 
 
Quercetina 
 5 
 
Flavanoles 
 
-flavan-3-oles 
-proantocianidinas 
 
Catequina 
Antocianos 
Cianidina 
Delfinidina 
Malvidina 
 
 
Malvidina 
NO FLAVONOIDES 
Ácidos 
hidroxicinámicos 
Ácido Cafeico 
Tartárico 
Ácido Feruloil 
Tartárico 
 
 
 
Ácido Cafeico 
Taninos hidrolizables 
Galotanino 
Elagitaninos 
Epigalotanino 
 
Taninos hidrolizables 
Ácidos 
hidroxibenzoicos 
Ácido Gálico 
Ácido Vanílico 
Ácido siríngico 
 
Ácido Gálico 
Estilbenos 
Resveratrol 
Piceido 
Piceatanol 
δ-viniferina 
α-viniferina 
ε-viniferina 
 
 
Resveratrol 
 
 
 Todos los polifenoles son ácidos débiles, como el fenol, y son reductores fuertes (salvo 
la resorcina). Pardean al aire, sobre todo en medio alcalino, porque sus productos de oxidación 
dan polímeros de color pardo oscuro, por tanto son compuestos inestables. Los polifenoles son 
solubles en agua, alcohol y éter. La propiedad más interesante de los polifenoles en posición o- 
y p- es la facilidad de oxidarse para dar quinonas y la formación de un equilibrio de 
oxidoreducción (redox).  
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Uno de los grupos más estudiados dentro de los compuestos fenólicos ha sido el de los 
flavonoides, compuestos de dos anillos fenilos (A y B), ligados mediante un anillo pirano (C). Lo 
cual nos deja en un esqueleto de difenilpiranos: C6-C3-C6 (Figura 1-4), común en la mayoría de 
los flavonoides como podemos ver en la tabla Tabla 1-2 (Jiménez et al., 2009). Su elevada 
capacidad antioxidante se debe a su facilidad para reducir la producción de radicales libres, 
bien por inhibición de las enzimas que intervienen, bien por quelación con los metales de 
transición responsables de la generación de los radicales libres. Además, por su bajo potencial 
re-dox, son capaces de reducir las especies de oxigeno reactivo (como iones de oxígenos, 
radicales libres y  peróxidos), altamente reactivas (Garrido et al., 2013). En general los 
compuestos polifenólicos como antioxidantes, son multifuncionales y actúan según la mayoría 
de los mecanismos mencionados.  
 
Figura 1-4 Estructura básica de los flavonoides. 
Como fuentes de antioxidantes se encuentran numerosas plantas, especias o frutas 
como las cerezas y uvas, nueces, bayas, té, vino, aceite de oliva, chocolate y vegetales de hoja 
como por ejemplo el romero (Trojakova et al., 2001), la salvia (Cuvelier, Richard, & Berset, 
1996) o el tomillo (Miura & Nakatani, 1989). 
 
Para la extracción de los polifenoles de los tejidos vegetales normalmente se utiliza una 
extracción acuosa o extracción alcohólica, aunque últimamente la extracción con fluidos 
supercríticos está siendo ampliamente estudiada. 
 
Las propiedades beneficiosas de estos compuestos activos pueden verse reducidas por 
la presencia de oxígeno, la humedad o las condiciones inapropiadas de almacenamiento (Fang 
& Bhandari, 2010). Por ello hay estudios recientes que estudian su encapsulación como 
método para conservar las propiedades de los compuestos activos. La encapsulación es una 
técnica por la cual un compuesto activo o microorganismo queda recubierto por un polímero, 
con lo que puede quedar protegido frente a diversos agentes como la luz, el oxígeno o los 
tratamientos térmicos o químicos. La encapsulación se puede realizar por métodos químicos 
(coacervación, polimerización, gelificación iónica, inclusión en liposomas, inclusión molecular), 
o mecánicos (secado por aspersión, atomización, extrusión). Por ejemplo Trifkovid et al., 
(2014) estudió encapsulación de polifenoles del tomillo en microesferas de quitosano, 
demostrando un fuerte potencial  como aditivo alimentario funcional si se sigue mejorando el 
método.  
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1.3.1 POLIFENOLES EXTRAIDOS DEL TOMILLO 
 
Thymus vulgaris L. comúnmente denominada tomillo (Figura 1-5) es una planta 
aromática que pertenece a la familia Lamiaceae, ha sido usada tradicionalmente como planta 
medicinal o como condimento en alimentos. Muchos experimentos in vitro llevados a cabo en 
las últimas décadas han definido las actividades farmacológicas tanto del aceite esencial del 
tomillo como del extracto de la planta. Estos estudios son de gran interés tanto para la 
industria de cosméticos como para la industria alimentaria debido a su uso como ingrediente 
culinario y/o conservante por su efecto antioxidante (Grigore et al., 2010).   
 
 
Figura 1-5 Tomillo. Fotografía "Thyme-Bundle" por Evan-Amos - Own work. Licensed under CC0 
via Wikimedia Commons. 
Se ha demostrado que el tomillo posee diversos efectos beneficiosos; antimicrobiano 
(Hazzi et al., 2009), antifúngico (Giordani, Hadef & Kaloustian, 2008), antibacteriano (Essawi & 
Srour, 2000), carminativo (Baranauskiene et al., 2003) así como sus propiedades antioxidantes 
(Mkaddem et al., 2011; Safaei-Ghomi et al., 2009). Por ejemplo Roby et al., (2013) evaluó la 
capacidad antioxidante y la cantidad total de fenoles y compuestos fenólicos en el tomillo, la 
salvia y el orégano; sus resultados demostraron que el extracto con metanol del tomillo poseía 
mejor actividad antioxidante respecto a las otras plantas y comparado con el α-tocoferol y el 
BHA (hidroxianisol butilado). El BHA es un antioxidante sintético usado como aditivo 
alimentario por su gran efectividad y bajo coste comparado con antioxidantes naturales (Duh 
and Yen, 1997). 
Respecto a la composición química del tomillo que le confiere esas propiedades 
antioxidantes, se ha demostrado que el aceite volátil de tomillo contiene grandes cantidades 
de p-cymene y thymol y en menor medida carvacrol, linalo y borneol entre otros (Grigore et 
al., 2010) (Figura 1-6), mientras que en un extracto con metanol del tomillo se observa la 
presencia de ácido rosmarínic, ácido cafeico, ácido cinámico, ácido clorogénico y ácido quínico 
como ejemplos de  ácidos fenólicos, además de algunos flavonoides tales como el ácido 
ferúlico, apigenina, luteolina o la quercetina (Roby et al., 2013).  
 
 
Figura 1-6 Estructura química de algunos de los compuestos del tomillo. 
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2. OBJETIVOS 
 
El objetivo del presente trabajo es estudiar el efecto de la adición de extracto liofilizado 
de tomillo rico en polifenoles sobre las propiedades físicas (propiedades mecánicas, humedad 
y solubilidad) y propiedades antioxidantes de películas a base de almidón de guisante, 
quitosano e hidroxipropilmetilcelulosa. Además, se estudia el efecto de la incorporación de 
ácido tánico en las matrices de quitosano como agente cross-linking. 
 
Para la consecución de este objetivo general se plantearon los siguientes objetivos 
específicos: 
 
 Determinar las propiedades mecánicas de las películas, así como el espesor, su 
contenido en humedad y su solubilidad en agua. 
 Determinar la capacidad antioxidante de las películas. 
Para poder conseguir estos objetivos se planteó el siguiente plan de trabajo: 
 
1. Obtención del extracto acuoso de polifenoles, a partir de la liofilización del mismo. 
2.  Elaboración de las dispersiones formadoras de películas, con y sin polifenoles. 
3. Obtención de las películas y acondicionamiento de las mismas. 
4. Determinación de la humedad, solubilidad y espesor de las películas. 
5. Determinación de las propiedades mecánicas. 
6. Medida de la capacidad antioxidante de las películas. 
7. Análisis estadístico y discusión de los resultados.
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3. MATERIAL Y METODOS 
 
3.1 MATERIALES 
 
Para la elaboración de las películas se utilizó quitosano, de alto peso molecular (lote 
MKBH57816V), hidroxipropilmetilcelulosa y ácido tánico que fueron adquiridos en Sigma-
Aldrich, Madrid, España. Por otra parte el ácido acético glacial y el glicerol fueron 
suministrados por Panreac mientras que el almidón de guisante lo suministró Roquette (lote 
W469V). 
 
Para determinar la capacidad antioxidante de las películas por el método DPPH se 
utilizó: Metanol de Sigma Aldrich y 2,2-Diphenyl-1-pikryl-hydrazyl. 
 
Para llevar las películas a deshidratación total se usó como agente desecante pentóxido 
de fosforo (P2O5) y para el acondicionamiento de las películas se utilizó: Cloruro sódico (NaCl)  
ambos suministrados por Panreac. 
 
3.2 OBTENCIÓN DEL EXTRACTO ACUOSO DE POLIFENOLES 
 
El tomillo seco fue adquirido por Serpylli herba (Lote 29660913) y fue preparado por el 
método convencional de extracción con agua caliente mediante el siguiente procedimiento: se 
añadieron 40g de tomillo en 800ml de agua destilada a una temperatura de 80-100ºC 
(manteniendo el ratio 10:200 p/v) durante 30 minutos en agitación. Transcurrido el tiempo la 
disolución sobrenadante se recogió y se realizó una filtración grosera con gasas y 
posteriormente una filtración a vacío con papel de filtro (Stojanovic et al., 2011). El extracto 
acuoso obtenido se vertió en bandejas y se congelaron a -40ºC para su posterior liofilización, 
tal y como muestra la Figura 3-1. El extracto fue recogido en un frasco cilíndrico topacio y 
almacenado en refrigeración hasta su incorporación en las películas. 
 
 
 
     
      
 
 
 
 
 
 
 
Figura 3-1 Liofilización del extracto acuoso de polifenoles. 
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3.3 OBTENCIÓN DE LAS DISPERSIONES FORMADORAS DE PELÍCULAS 
 
Para la obtención de las películas se usó el método por casting húmedo, manteniendo 
constante la relación de polímero por unidad de superficie. Se formularon 6 dispersiones 
formadoras de películas diferentes a base de biopolímeros puros (CH, St, HPMC) y combinados 
entre ellos manteniendo un ratio de 1:4 (CH:St). Se adicionó ácido tánico a las formulaciones a 
base de quitosano, actuando éste como agente cross-linking (Rivero et al., 2010) en un ratio 
1:0.04 (polímero:TA) (CH:TA, CH:St:TA). Sobre estas formulaciones base, se diseñaron 6 
formulaciones más (Tabla 3-1), adicionando el extracto de tomillo liofilizado (PP) en la 
proporción 1:0.15 (polímero:PP  p/p). El glicerol se añadió a todas las formulaciones en un 
ratio de 1:0.2 (polímero:glicerol p/p) actuando éste como plastificante. 
 
Tabla 3-1 Nomenclatura y composición de las diferentes formulaciones ensayadas.  
Nombre 
Almidón 
de 
guisante 
Quitosano HPMC 
Ácido 
tánico 
Extracto 
liofilizado 
de tomillo 
Glicerol 
St:PP 1 - - - 0.15 0.2 
CH:PP - 1 - - 0.15 0.2 
CH:TA:PP - 1 - 0.04 0.15 0.2 
HPMC:PP - - 1 - 0.15 0.2 
CH:St:PP 0.8 0.2 - - 0.15 0.2 
CH:St:TA:PP 0.8 0.2 - 0.04 0.15 0.2 
St 1 - - - - 0.2 
CH - 1 - - - 0.2 
CH:TA - 1 - 0.04 - 0.2 
HPMC - - 1 - - 0.2 
CH:St 0.8 0.2 - - - 0.2 
CH:St:TA 0.8 0.2 - 0.04 - 0.2 
 
Para la elaboración de las dispersiones formadoras de películas a base de quitosano (CH) 
se preparó, en primer lugar, una dispersión de CH al 2% (p/p) en agua destilada. Se añadió 
ácido acético glacial al 2% (v/p) y glicerol en una proporción másica 1:0.20 (polímero: glicerol), 
y se mantuvo en agitación magnética a 150 rpm durante 24h con una temperatura de 40ºC. En 
las formulaciones en las que se incorpora ácido tánico, éste se pesó y añadió en agitación. 
 
Por otro lado se preparó una disolución de almidón (St) al 2% (p/p) en agua destilada. 
Primero se llevó la disolución incompleta a calentamiento en baño termostatado a 95ºC para 
gelatinizar el almidón durante media hora, agitando cada 5 minutos para promover una mejor 
homogenización de la gelatinización. Transcurrido el tiempo se dejó enfriar 10 minutos en un 
baño de hielos. A continuación se completó con el glicerol y agua destilada. Para la 
formulación CH:St se mezclaron las dos disoluciones preparadas en una proporción 0.2:0.8 
(quitosano: almidón p/p) y de igual manera para la formulación CH:St:TA, con el quitosano al 
que se le había añadido el ácido tánico. 
 
Para la formulación HPMC se dispersó este polímero al 2% (p/p) en agua destilada y se 
dejó en agitación magnética con temperatura hasta que alcanzar los 80ºC manteniéndola 
10min. Transcurrido el tiempo se añadió el glicerol y se ajustó con agua destilada por las 
posibles pérdidas por evaporación. 
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Para obtener los formulados con PP se les añadió a las dispersiones preparadas el 
extracto liofilizado de tomillo en la proporción 1:0.15 (polímero: PP p/p) Figura 3-2 (a).  
 
Una vez formuladas todas las dispersiones, se homogeneizaron con la ayuda del rotor-
estator (Ultraturrax Yellow Line DL 25 Basic, IKA, Janke y Kunjel, Alemania) durante 4 minutos a 
13500rpm. A  continuación se desgasificaron, primero 10 minutos en el baño de ultrasonidos y 
por último en un desgasificador a vacío a temperatura ambiente (Figura 3-2 (b)), excepto la 
formulación de HPMC que se desgasificó en refrigeración. 
 
(a)      (b)     
Figura 3-2 Dispersión formadora de películas en agitación con la incorpotación de PP (a) 
desgasificador a vacío (b). 
3.4 OBTENCIÓN DE LOS FILMS Y ACONDICIONAMIENTO 
 
Estas dispersiones formadoras de films se vertieron en placas de teflón (con un área de 
176,6 cm2) para los ensayos de mecánicas, humedad y solubilidad. Para medir la capacidad 
antioxidante se vertieron en placas Petri (con un área de 59,4 cm2). Se mantuvo siempre 
constante la cantidad de polímero en cada una de las películas cuya densidad de polímero por 
unidad de superficie fue siempre de 56.62g de polímero/m2. Para ello se pesó la cantidad 
adecuada de dispersión, evitando la adición de burbujas, y se dejaron en una superficie 
nivelada a secar durante 48h, controlando las condiciones de humedad relativa y temperatura 
(HR=50% y Tº= 25ºC), tal y como muestra la Figura 3-3. 
 
Una vez formadas las películas se despegaron con ayuda de una pequeña espátula y se 
acondicionaron en un desecador con una disolución saturada de cloruro sódico, para así 
alcanzar una humedad relativa de 75% y a una temperatura de 25ºC. 
 
 
Figura 3-3 Dispersiones formadoras de películas en placas de teflón. 
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3.5 CARACTERIZACIÓN DE LOS FILMS 
3.5.1 HUMEDAD 
 
Una vez acondicionadas las películas a una humedad relativa de 75% y  25ºC, llegando 
éstas a peso constante, se procedió a determinar la humedad. Para ello, se seleccionaron tres 
películas de cada formulación y se recortaron en pequeños trozos que se introdujeron en 
pequeñas capsulas de aluminio previamente pesadas. Para acelerar el proceso de 
deshidratación las muestras estuvieron 48h en la estufa a vacío (Vacio TEM-T) y después se 
almacenaron en el desecador con pentóxido de fósforo hasta llegar a peso contante. La 
humedad se obtuvo por la diferencia de peso entre el peso seco inicial y final de las películas. 
 
3.5.2 SOLUBILIDAD 
 
Para el ensayo de solubilidad se utilizaron las películas que se habían llevado a 
deshidratación total durante el ensayo de humedad. Las películas se cortaron en trozos de 
aproximadamente 2cm y se registró el peso. Una vez preparados se colocaron en placas Petri 
pequeñas de peso conocido y se le añadió agua destilada siguiendo el ratio 1:25 (película: agua 
destilada) (p/v) tal y como muestra la Figura 3-4, y se mantuvo durante 24h a 25ºC.  
 
 
Figura 3-4 Película en placa Petri con agua para el ensayo de solubilidad. 
Transcurrido el tiempo se quitó toda el agua y se introdujeron en estufa a 60ºC durante 
24h. Posteriormente, fueron transferidas a un desecador con pentóxido de fosforo durante 
dos semanas hasta llegar a peso constante como muestra Figura 3-5. La solubilidad se obtuvo 
por la diferencia de peso entre el peso seco inicial y final de las películas (Ortega-Toro et al., 
2015). El ensayo se realizo por triplicado. 
 
 
Figura 3-5 Desecador con pentóxido de fósforo con las placas Petri para el ensayo de solubilidad. 
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3.5.3 ESPESOR 
 
Para la medida del espesor se prepararon 3 películas de todas las formulaciones 
acondicionadas a 25º y 75% de HR. Se recortó cada película en 4 trozos rectangulares en las 
dimensiones 25mm x 100mm, ya que son necesarias para el posterior ensayo de propiedades 
mecánicas. Una ver preparados todos los trozos, se procedió a su medida utilizando un 
micrómetro electrónico digital con una precisión de 0,001mm (modelo Palmer, Comecta, 
Barcelona). De cada rectángulo se midieron 6 puntos aleatorios, tal y como se muestra en la 
Figura 3-6. 
 
 
Figura 3-6 Medición de los espesores con el micrómetro electrónico digital. 
 
3.5.4 PROPIEDADES MECÁNICAS 
 
Una vez tomadas las medidas de espesor, los trozos de film recortados en forma 
rectangular, en las dimensiones 25mm x 100mm (Figura 3-7), se volvieron a acondicionar para 
asegurar las condiciones de medida (75% HR y 25ºC). 
 
 
Figura 3-7 Preparación de las películas para el ensayo de mecánicas. 
Las propiedades mecánicas se determinaron con una prensa de ensayos mecánicas 
(Figura 3-8) (Stable Micro System, TA. XT plus, Haslemere, Inglaterra) siguiendo el método 
estándar ASTM D882 (2001). Los films se montaron en pinzas para ensayos de tensión (modelo 
A/TG, Stable Micro System, Haslemere, Inglaterra). La separación inicial de las pinzas fue de  
50 mm con una velocidad de elongación de 50 mm·min-1. 
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Figura 3-8 Prensa de ensayos mecánicos utilizada para la determinación de las propiedades 
mecánicas de las películas. 
Los datos obtenidos del ensayo mecánico fueron la fuerza (N) y la distancia (mm) hasta 
la rotura del film. A partir de los datos obtenidos y con las ecuaciones (1) y (2) se obtuvieron 
las curvas Esfuerzo vs Deformación de Hencky (Peleg, 1979), donde σ es el esfuerzo unitario 
(N/m2), F es la fuerza aplicada (N) y A es el área de la película sobre la cual actúa la fuerza (m2), 
ε es la deformación, L la longitud de la película a cada tiempo (m) y L0 la longitud original (m). 
(Rayas, Rodríguez-Vera & Martinez, 2003). A partir de estas curvas, se determinó el esfuerzo 
(TS)  y deformación (%E) en el punto de rotura y el módulo de elasticidad (ME).  
 
εH  = 𝑙𝑛
L
0L
                         (Ecuación 1) 
σ = 
𝐹·(𝐿 0 +L)
𝐴·𝐿 0
                        (Ecuación 2) 
 
 
 
 
Como podemos observar en la Figura 3-9 el módulo de Young o módulo de elasticidad, 
(EM) es la pendiente de la línea esfuerzo- deformación de Hencky. Por otro lado el porcentaje 
E (EM) 
(%E) 
(TS) 
Figura 3-9 Curva típica de esfuerzo vs deformación de Hencky durante el ensayo de tracción. 
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de elongación (%E) es la deformación hasta el punto de fractura, expresado en % respecto a L0 
y por último la tensión de fractura (TS) es el punto más elevado de la curva.  
 
3.5.5 CAPACIDAD ANTIOXIDANTE 
 
En este ensayo se determinó la capacidad antioxidante de las películas enriquecidas con 
el extracto polifenólico a través de un método espectrofotométrico descrito por Brand-
Williams, Cuvelier and Berset (1995). Este método está basado en la reducción del radical 
DPPH· en una solución alcohólica por un antioxidante dador de hidrógeno. El DPPH ha sido 
ampliamente utilizado para evaluar la eficacia de eliminación de radicales libres de diferentes 
sustancias antioxidantes (Ozcelik et al., 2003). Este radical contiene un electrón desapareado el 
cual es responsable de la absorbancia a 515nm y también del intenso color morado. Cuando el 
DPPH acepta el electrón cedido por el compuesto antioxidante, el DPPH se decolora, lo cual 
puede ser cuantitativamente medido por los cambios en la absorbancia (Hasan et al., 2009), tal 
y como se muestra en la Figura 3-10. 
 
Los films objeto de estudio fueron los seis formulados con la adición del extracto 
polifenólico. Además, se midió la actividad antioxidante de las películas de referencia (sin 
extracto polifenólico adicionado) que incorporaron ácido tánico (CH:TA y CH:St:TA), ya que se 
trata de un polifenol de origen natural con actividad antioxidante (Lopes et al., 1999; Ferguson, 
2001; Wu et al., 2004), y los formulados a base de quitosano (CH y CH:St), pues existen 
publicaciones que corroboran cierta efectividad antioxidante. Para este ensayo se utilizaron las 
películas vertidas en placa Petri, donde la cantidad constante de polímero fue de 0.336 g/film 
Petri. Por tanto, la cantidad de PP incorporada en cada film fue de 0.0504g (relación 
polímero:PP de 1:0.15). Del mismo modo, manteniendo la misma relación de polímero:TA de 
1:0.04, se conoce la cantidad de ácido tánico incorporada a los films es de 0.01344 g/film Petri. 
Para ello, en primer lugar, las películas obtenidas se cortaron en trozos muy pequeños y se 
redisolvieron en 150ml de una disolución al 1% de ácido acético, ya que previamente se 
determinó que era la relación óptima para ser medida en el espectrofotómetro. A 
continuación se pasaron por el Ultraturrax durante 2 minutos a 8000rpm y se dejaron en 
agitación no más de 20min tapados, para así evitar su oxidación. 
 
 
                                   
 
 
 
Previamente a las mediciones de las muestras, se preparó una curva patrón de DPPH 
utilizando las siguientes diluciones de radical DPPH: 0.1mM, 0.01mM, 0.02mM, 0.04mM, 
0.06mM y 0.08mM. El ensayo se realizó por duplicado y se midió la absorbancia, a una 
longitud de onda de 515nm, para obtener la recta de calibrado y en consecuencia la ecuación 
que nos relaciona la absorbancia con la cantidad de DPPH· disuelto. Para determinar el tiempo 
de reacción total del radical con las muestras, se hizo un estudio más exhaustivo sobre la 
Figura 3-10  Ejemplo de la decoloración del DPPH• al reaccionar con el antioxidante. 
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capacidad antioxidante del extracto de tomillo liofilizado, midiendo la absorbancia de la 
reacción cada 15 minutos hasta obtener un valor constante.  
 
Para la determinación de la capacidad antioxidante de las muestras se realizaron 
mediaciones de soluciones con diferentes  proporciones muestra: DPPH (Tabla 3-2) con un 
espectrofotómetro (ThermoScientific, Evolution 201 UV visible Spectrophotometer),  a una 
longitud de onda de 515nm y utilizando metanol como blanco. Se midió su absorbancia a 
tiempo inicial con metanol en las mismas concentraciones establecidas. Posteriormente, se 
midieron las muestras transcurridos los 30 minutos de la reacción como se había comentado 
en el apartado anterior. Las cubetas se taparon para evitar la evaporación del metanol. Estos 
valores se transformaron en concentración de DPPH, utilizando una curva de patrón calibrado. 
Todas las mediciones se realizaron por triplicado. La concentración de DPPH remanente se 
calculó a través de la ecuación 3: 
 
   𝐷𝑃𝑃𝐻 𝑟𝑒𝑚 =
𝐷𝑃𝑃𝐻𝑡=0−𝐷𝑃𝑃𝐻𝑡=30
𝐷𝑃𝑃𝐻𝑡=0
  (Ecuación 3) 
 
 
A partir de estos valores, se determinó el parámetro EC50. El parámetro EC50 indica la 
cantidad antioxidante necesaria para reducir la concentración inicial de DPPH· hasta el 50% 
una vez se ha alcanzado la estabilidad de la reacción. El valor EC50 se obtiene del % de DPPH· 
restante una vez alcanzada la estabilidad de la reacción versus los g de film/g de DPPH. En 
consecuencia, un valor bajo de EC50 se relaciona con una actividad antioxidante más intensa de 
la muestra analizada.  
Tabla 3-2 Volúmenes de muestra con 0.15g de PP mezclados con diferentes volúmenes de DPPH· 
(0.022 g/L). 
V muestra (ml) V DPPH· (ml)* 
0 4 
0.05 3.95 
0.10 3.90 
0.15 3.85 
0.20 3.80 
0.25 3.75 
0.30 3.70 
*Solución de metanol del radical DPPH de 0.022 g/L, cuya absorbancia es de 0.7 ± 0.02. 
 
3.6 ANÁLISIS ESTADÍSTICO 
 
El tratamiento estadístico de los resultados se realizó a través de análisis de varianza 
(ANOVA) utilizando Statgraphics Centurión XVI  (Manugistics Corp., Rockville, Md.) para un 
nivel de confianza del 95%. Se utilizó el método LSD (Método de la Mínima Diferencia 
Significativa) para el análisis de resultados. 
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4. RESULTADOS 
 
4.1 CARACTERIZACIÓN FÍSICO-QUÍMICA DE LOS FILMS 
4.1.1 HUMEDAD Y SOLUBILIDAD 
 
Humedad 
 
La humedad de equilibrio de las películas almacenadas en las condiciones de humedad 
relativa y temperatura de 25°C y 75% HR se muestran en la Tabla 4-1. 
Tabla 4-1 Contenido en humedad (g agua/ g película seca) para las películas sin y con polifenoles. 
Valores medios y (desviaciones estándar). 
 
PELÍCULAS CONTROL PELÍCULAS CON PP 
%Xw (bS) %Xw (bS) 
CH 0.246 (0.005)d 0.261 (0.005)d 
CH:TA 0.229 (0.022)
d 
0.232 (0.025)
d 
St 0.181 (0.042)
c 
0.131 (0.009)
c 
CH:St 0.159 (0.003)bc 0.144 (0.009)ab 
CH:St:TA 0.140 (0.010)ab 0.182 (0.030)ab 
HPMC 0.142 (0.020)
ab 
0.112 (0.020)
a 
abcd
 letras diferentes en una misma columna denotan diferencias significativas entre muestras (p<0.05) 
 
Como se puede observar, se obtuvieron los valores más altos de humedad de equilibrio 
en las formulaciones compuestas por quitosano y quitosano con ácido tánico. Esta tendencia 
podría explicarse por un mayor carácter hidrofílico del quitosano frente al almidón (Bonilla et 
al., 2013), asociado a una mayor capacidad de unión del agua con las moléculas de quitosano. 
Sin embargo, las formulaciones que contenían mezclas de almidón y quitosano mostraron los 
valores más bajos de humedad, debido posiblemente a diferencias en el empaquetamiento 
entre ambos polímeros. 
 
La incorporación de polifenoles no tuvo un efecto estadísticamente significativo 
sobre la humedad de equilibrio (p>0.05). 
 
Solubilidad 
 
La Tabla 4-2 muestra los valores de solubilidad (g/L) de las diferentes películas.  Como se 
puede observar, los valores de solubilidad fueron muy similares entre sí, excepto para la 
película de HPMC, que mostró los mayores valores por su completa disolución. La 
incorporación de polifenoles aumentó de forma significativa la solubilidad de las muestras, en 
coherencia con el carácter soluble de los mismos.  
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Tabla 4-2 Solubilidad (g film/L) para películas con y sin PP. Valores medios y (desviación 
estándar). 
 
PELÍCULAS CONTROL PELÍCULAS CON PP 
 Solubilidad (g film/L)  Solubilidad (g film/L) 
CH 6.2 (0.4)a1 8.4 (0.4)b2 
CH:TA 6.8 (0.2)a1 9.1 (0.4)b2 
St 6.4 (0.6)a1 9.5 (0.5)b2 
CH:St 6.4 (0.6)a1 7.7 (0.5)a2 
CH:St:TA 6.8 (0.3)a1 8.1 (0.1)b2 
HPMC 40 (0)b1 40 (0)c1 
abcd 
letras diferentes en una misma columna denotan diferencias significativas entre muestras (p<0.05). 
1,2
 números diferentes en una misma fila indica diferencias significativas entre muestras (p<0.05). 
 
4.1.2 ESPESOR 
 
En la Tabla 4-3 se muestra el espesor de las películas para cada una de las formulaciones 
con y sin el extracto de polifenoles de tomillo.  
 
Tabla 4-3 Espesores de las películas con y sin polifenoles. Valores medios y (desviaciones 
estándar). 
 
PELÍCULAS CONTROL PELÍCULAS CON PP 
Espesor (mm) Espesor (mm) 
CH 0.090 (0.012)f1 0.087 (0.004)ef1 
CH:TA 0.091 (0.008)
f1
 0.084 (0.003)
e1
 
St 0.055 (0.003)
b1
 0.050 (0.003)
a1
 
CH:St 0.058 (0.002)b1 0.072 (0.005)d2 
CH:St:TA 0.064 (0.006)c1 0.070 (0.002)d2 
HPMC 0.060 (0.007)bc1 0.070 (0.007)d2 
abcd letras diferentes en una misma columna denotan diferencias significativas entre muestras (p<0.05). 
1,2
 números diferentes en una misma fila indica diferencias significativas entre muestras (p<0.05). 
 
Como se observa en la tabla 4-3, se aprecian diferencias significativas (p<0.05) en el 
espesor en función de la formulación, a pesar de que todas las películas se vertieron 
manteniendo una proporción constante de polímero/superficie (56.62g de polímero/m2). Para 
una densidad de sólidos constante, el espesor final de éstos va a depender del tipo de 
organización de las cadenas de polímeros,  de las interacciones que éstos desarrollen entre 
ellas y los polifenoles, y de la humectación de la matriz. Así, las formulaciones de quitosano 
presentaron los valores más altos, presentando una estructura más abierta, en coherencia con 
su mayor contenido en humedad. Las formulaciones de almidón y la de HPMC presentaron los 
valores más bajos, dando como resultado una organización de las cadenas más compacta. Las 
mezclas de ambos polímeros presentaron valores intermedios. La adición de TA a la película de 
quitosano no afectó significativamente al espesor de las películas. 
 
En general, se observaron dos tendencias que no dependieron del contenido en 
humedad de las películas; la incorporación de PP disminuyó el espesor de las películas en el 
caso de las películas de quitosano puro y aumentó en el caso de las mezclas CH:St y HPMC. Los 
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polifenoles (ambos, PP y TA) (-) y el quitosano (+) tienen cargas opuestas, y por tanto, su 
mezcla puede originar interacciones que den lugar a una compactación de las cadenas 
poliméricas y por tanto, menor espesor. Esto no se observó cuando el CH se mezcla con el 
almidón, posiblemente por un efecto de apantallamiento en las cargas del CH. 
 
4.1.3 PROPIEDADES MECÁNICAS 
 
La tensión de fractura (TS) es el máximo esfuerzo que puede soportar una película antes 
de romperse (Gennadios et al., 1997) y el porcentaje de elongación en la rotura (%E) es la 
máxima elongación de la película antes de su rotura (Krochta and De Mulder-Johnston, 1997). 
De la pendiente inicial de la gráfica, donde se relaciona la tensión (σ) vs la deformación (ε), se 
obtiene el módulo de elasticidad (EM), parámetro relacionado con la rigidez del material a 
bajas deformaciones (Rayas, Rodríguez-Vera, & Martinez, 2003). Estos parámetros mecánicos 
son útiles para describir las propiedades mecánicas de los films, y se relacionan estrechamente 
con su estructura (Mc Hugh and Krochta, 1994). 
 
La siguiente (Figura 4-1) muestra la curva de esfuerzo de tracción vs deformación de 
Hencky típicas de cada una de las formulaciones, donde se puede observar el efecto de la 
adición de PP sobre el comportamiento mecánico de las muestras.  
 
Figura 4-1 Curvas típicas de esfuerzo de tracción vs deformación de Hencky de cada una de las 
formulaciones con adición de PP en rojo y películas control en azul. 
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Tabla 4-4 Módulo de elasticidad (EM), tensión de fractura (TS) y porcentaje de extensibilidad (E) 
de las películas control y con PP. Valores medios y (desviación estándar). 
 
PELÍCULAS CONTROL PELÍCULAS CON PP 
EM TS (MPa) %E EM TS (MPa) %E 
CH 8.1 (0.5)a,1 11 (3)cd,1 70 (4)h,2 14 (3)a,2 13 (4)de,1 39 (9)d,1 
CH:TA 8.4 (0.5)a,1 15 (3)e,1 64 (4)g,2 102 (17)c,2 23 (6)g,2 35 (4)bcd,1 
St 147 (51)d,1 9.8 (0.9)abc,1 29 (4)a,2 103 (36)c,2 7.3 (0.9)a,1 30 (9)ab,1 
CH:St 17 (3)a,1 9.5 (1.7)abc,1 90 (11)j,2 51 (9)b,2 8.2 (1.2)ab,1 47 (6)e,1 
CH:St:TA 18 (2)a,1 10 (2)abc,1 79 (7)i,2 82 (31)c,2 11 (3)bcd,1 36 (6)cd,1 
HPMC 130 (22)d,1 19.0 (1.6)f,1 53 (8)f,2 424 (67)e,2 23 (6)g,2 32 (9)abc,1 
abcd 
letras diferentes en una misma columna denotan diferencias significativas entre muestras (p<0.05) 
1,2
 números diferentes en una misma fila indica diferencias significativas entre muestras (p<0.05) 
 
La Tabla 4-4 muestra los valores de los parámetros mecánicos obtenidos para cada una 
de las formulaciones estudiadas. Como se puede observar, las películas a base de HPMC 
presentaron la mayor rigidez (mayor módulo de elasticidad) y mayor resistencia a la rotura 
(mayor TS).  En cambio, las películas a base de CH (CH, CH:St y CH:St:TA), presentaron la mayor 
extensibilidad (mayor %E), siendo estas diferencias significativas (p<0.05). 
 
Las películas con PP que incorporan ácido tánico, presentaron un aumento significativo 
en el módulo de elasticidad (EM) y en la tensión de fractura (TS) debido al efecto cross-linking 
del ácido tánico en la matriz del biopolímero (Rivero, García and Pinotti, 2010), dando lugar a 
películas más rígidas y resistentes pero, en consecuencia, ligeramente menos elásticas, con 
valores del porcentaje de elongación (%E) significativamente menores. 
 
La incorporación de PP dio lugar a un aumento significativo de la rigidez de las películas 
(EM) y a un descenso de la extensibilidad (%E), produciendo una estructura más frágil que se 
puede atribuir a una menor movilidad de las cadenas, debido a las interacciones establecidas 
entre el extracto y la matriz polimérica que causan la agregación de cadenas de polímero (Weis 
et al. 2013). 
 
El marcado aumento del módulo elástico (EM) de las películas de HPMC con PP es 
debido a un cambio en el comportamiento a la rotura de las películas, tal y como se refleja en 
la gráfica de la Figura 4-1, donde se observa la aparición de microrroturas antes del colapso 
final. 
 
4.2 CAPACIDAD ANTIOXIDANTE DE LOS FILMS 
 
Obtención de la curva patrón 
 
A partir de las diluciones 0.1mM, 0.01mM, 0.02mM, 0.04mM, 0.06mM y 0.08mM,  se 
obtuvo la curva patrón de calibrado del DPPH, obteniéndose valores de absorbancia en el 
intervalo 0.2-0.8, a una longitud de onda de 515nm, tal y como se muestra en las Figura 4-2 y 
Figura 4-3. En esta última, se adjunta la recta de calibrado obtenida, junto con su coeficiente 
de correlación.  
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Figura 4-2 Cubetas para la recta de calibrado del DPPH. 
 
 
Figura 4-3 Recta de calibrado del DPPH•. 
 
Determinación del tiempo de estabilidad de la reacción 
 
En la Figura 4-4 se muestra la variación típica de la absorbancia para diferentes 
concentraciones de muestra ensayada en función del tiempo, a modo de ejemplo. Como se 
puede observar,  la reacción se estabiliza transcurridos 30 minutos desde que se le añade el 
reactivo DPPH a la muestra, ya que los datos de absorbancia se mantienen prácticamente 
constantes. Esto es importante tenerlo en cuenta en la medida, ya que dependiendo del tipo 
de antioxidante que se trate, los tiempos pueden fluctuar entre unos pocos minutos a varias 
horas. Por tanto,  para las muestras ensayadas se decidió tomar como tiempo final de reacción 
del ensayo de actividad antioxidante, 30 min. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
y = 12,22x + 0,004
R² = 0,998
0
0,5
1
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0 0,02 0,04 0,06 0,08 0,1
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Figura 4-4 Representación de la abs vs t para las diferentes concentraciones de muestra (0.1, 0.2, 
0.3, 0.4, 0.5) en ml. 
Actividad Antioxidante de los films  
 
Cálculo del parámetro EC50 
 
A partir de la curva de calibrado obtenida previamente (y = 12,21604x + 0,00336), se 
calculó la cantidad de DPPH· que queda sin reaccionar con la muestra. En la tabla 4-5 se 
detallan a modo de ejemplo los resultados obtenidos para una de las formulaciones, 
(CH:TA:PP).  
 
El DPPH· tiene un color morado intenso y como bien podemos observar en la Figura 4-5  
al reaccionar con el antioxidante va perdiendo color hasta llegar a un amarillo muy claro. A la 
izquierda de la imagen aparece la cubeta con 0.05ml de muestra reaccionando con 3.95ml de 
DPPH·. 
 
 
Figura 4-5 Reducción del DPPH transcurridos los 30min. 
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Tabla 4-5 Valores obtenidos de la absorbancia a tiempo inicial y transcurridos 30min de cada una 
de las tres repeticiones de la formulación CH:TA:PP. Volúmenes de muestra y DPPH que se hacen 
reaccionar. 
Formulación CH:TA:PP 
V Metanol (mL) V DPPH (mL) Abs t=0 Abs t=30 min 
Film(1) 
Abs t=30min 
Film(2) 
Abs t=30min 
Film(3) 
0.00 4.00 0.788       
0.05 3.95 0.785 0.419 0.446 0.460 
0.10 3.90 0.775 0.176 0.156 0.171 
0.15 3.85 0.765 0.033 0.042 0.034 
0.20 3.80 0.760 0.045 0.039 0.031 
0.25 3.75 0.746 0.037 0.037 0.061 
0.30 3.70 0.742 0.032 0.042 0.032 
 
A partir de los datos de absorbancia a tiempo cero de reacción y tras 30 minutos (Tabla 
4-5), se calculó el porcentaje de DPPH que queda sin reaccionar (DPPH remanente, ecuación 
3), para cada una de las concentraciones estudiadas, tal y como se muestra en la gráfica de la 
Figura 4-6. Los puntos de esta gráfica (%DPPHrem vs mg film/mg DPPH), se ajustaron a un 
polinomio para poder calcular el parámetro EC50, es decir, la relación (mg film/ mg DPPPH) 
necesaria  para que el DPPH inicial se haya reducido al 50%. 
 
Por lo tanto para esta formulación, en la ecuación obtenida mostrada en la Figura 4-6 
damos el valor Y=50, obtenemos X=1,764mg film/mg DPPH para esta repetición de la 
formulación CH:TA:PP. De la misma manera se han obtenido todos los datos de la tabla 4-7 
para las diferentes películas con y sin polifenoles y también para los compuesto puros (Tabla 4-
6). 
 
 
 
Figura 4-6 Porcentaje de DPPH que queda cuando la reacción es estable frente a los mg de 
film/mg de DPPH. 
EC50 de los compuestos puros 
 
La Tabla 4-6 muestra los valores de EC50 encontrados para el ácido tánico, el quitosano y 
el extracto de polifenoles de tomillo, medidas que se realizaron para evaluar la contribución de 
estos componentes a la actividad antioxidante total de las películas. 
y = -0,168x3 + 4,312x2 - 35,83x + 100,7
R² = 0,997
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El ácido tánico posee un valor muy bajo de EC50 lo cual significa que es un antioxidante 
muy efectivo tal y como se ha descrito previamente en otros estudios (Gülçin et al; 2010). De 
hecho, presentó la mayor actividad antioxidante, como podemos observar en la Tabla 4-3. Con 
el CH no se consiguió alcanzar una reducción del 50% de la concentración inicial de DPPH, 
poniendo de manifiesto su menor activada como antioxidante, tal y como han observado otros 
autores (Yen, Yang and Mau, 2008). El extracto liofilizado rico en polifenoles también presentó 
un bajo valor de EC50  debido a la alta capacidad antioxidante (Rice-Evans, Miller and Paganga, 
1997), aunque mayor que el del ácido tánico. 
En base a los resultados obtenidos,  se puede afirmar que la capacidad antioxidante del 
ácido tánico es mayor que la del extracto de polifenoles de tomillo. Por tanto, aunque la 
cantidad incorporada de ácido tánico en las películas siempre fue menor que la de polifenoles, 
su contribución a la capacidad antioxidante total de la película puede jugar un papel 
importante y debe ser tenida en cuenta. 
 
Tabla 4-6 Valores de EC50 (mg compuesto/mg DPPH) del ácido tánico puro, CH puro y del extracto 
liofilizado obtenido. Valores medio y (desviación estándar). 
COMPUESTO 
ACTIVO 
EC 50 
Ácido tánico 0.012 (0.005) 
CH * 
Extracto 
polifenoles 
0.652 (0.039) 
* 0.3364g de CH consiguió reducir al  95.8% el DPPH·. 
 
EC50 de las películas 
 
Tabla 4-7 Valores de EC50 (mg Film/ mg DPPH) de las películas sin y con PP. Valores medios y 
(desviaciones estándar). 
 
PELÍCULAS CONTROL PELÍCULAS CON PP 
 EC50 EC50 
CH - 3.98 (0.07)
d 
CH:TA 3.26 (0.04)cd1 1.80 (0.04)a2 
St - 9.04 (1.07
)f 
CH:St - 5.25 (0.12)
e 
CH:St:TA 2.84 (0.26)bc1 2.25 (0.09)ab2 
HPMC - 9.06 (0.50)
f
 
abcd 
letras diferentes en una misma columna denotan diferencias significativas entre muestras (p<0.05) 
1,2
 números diferentes en una misma fila indica diferencias significativas entre muestras (p<0.05) 
 
En la tabla 4-7 podemos observar los resultados obtenidos de EC50 de las películas sin y 
con polifenoles añadidos. En las películas sin polifenoles y coherentemente con los resultados 
obtenidos de los compuestos puros, únicamente se obtuvieron reducciones del DPPH en 
aquellas que contenían ácido tánico, obteniendo valores muy bajos, lo que significa una 
eficiente capacidad antioxidante. La reducción del radical fue mayor en la formulación con 
mezcla de quitosano y almidón, seguramente debido a que el ácido tánico está más disponible 
y contribuye en menor medida al entrecruzamiento de las cadenas de quitosano, que está en 
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menor proporción, en comparación con la formulación con quitosano. El HPMC y el St no 
poseen propiedades antioxidantes y el CH, aunque sí que presentó cierta actividad, no fue 
capaz de reducir hasta el 50% la concentración inicial de DPPH, tal y como se ha comentado 
anteriormente. 
 
Cuando se incorporó el extracto de polifenoles, todas las películas presentaron actividad 
antioxidante, aunque como se puede observar en la Tabla 4-7, se encontraron diferencias 
significativas (p<0.05) entre las formulaciones. Coherentemente con los datos anteriores, las 
películas que mostraron un mayor poder antioxidante fueron las que incorporaron ácido 
tánico y polifenoles (CH:TA:PP y CH:St:TA:PP). 
 
Las matrices como la de St o HPMC con PP incorporados presentan los valores más altos 
de EC50, por lo que su capacidad antioxidante es menor, posiblemente porque los PP son más 
susceptibles de oxidarse durante el proceso de obtención de los films, en contacto con el O2 o 
la luz, por tratarse de matrices más abiertas. La Figura 4-7 muestra las coloraciones que 
adquirieron estas películas debido a procesos oxidativos durante el secado y almacenamiento 
de los films. 
 
En cambio, la matriz de CH puro presentó valores más bajos, seguramente debido a que 
los PP quedan encapsulados en la matriz de quitosano mediante interacciones electrostáticas 
(quitosano tiene cargas positivas y polifenoles, cargas negativas) evitando así su previa 
oxidación, tal y como se muestra en la Figura 4-8. La formulación con mezcla de almidón y 
quitosano (CH:St:PP) presentó valores intermedios. 
 
 
Figura 4-7 Películas de St y HPMC durante el proceso de la obtención del film donde se muestra 
las coloraciones adquiridas. 
 
Figura 4-8 Películas de CH:St, CH:St:Ta sin y con PP. 
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5. CONCLUSIONES 
 
Se obtuvieron películas a base de polímeros y polifenoles del tomillo con buenas 
propiedades mecánicas y elevada actividad antioxidante. Entre ellas, las que presentaron las 
mejores características fueron las compuestas por quitosano y ácido tánico, por sus buenas 
propiedades mecánicas y su mayor actividad antioxidante. Esto es debido a la mayor eficiencia 
de encapsulación de los polifenoles y al efecto cross-linking del ácido tánico, que también 
contribuyó al poder antioxidante de las películas obtenidas. Estas películas pueden dar lugar a 
envases biodegradables o recubrimientos comestibles, que podrían minimizar o prevenir 
procesos oxidativos en alimentos, manteniendo la calidad nutricional y prolongando su vida 
útil. Futuros estudios se centrarán en la aplicación de estas películas a alimentos que sean 
sensibles a procesos oxidativos.  
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